




























Transcription  regulation  ensures  appropriate  gene  expression  allowing  cells  to  undergo 
cell differentiation. Gene expression is controlled at multiples levels: locally, through the 





In  this  thesis,  I explored two aspects of gene expression regulation.  In mouse ES cells,  I 
investigated  RNAPII  occupancy  genome‐wide  and  compared with  Lamin  B1  occupancy, 
reflecting  association  to  the  repressive  nuclear  lamina  compartment.  I  used  DamID 
mapping  to  determine  RNAPII  occupancy  independently  of  its  post‐translational 
modifications. Presence of RNAPII at promoter regions of Polycomb‐repressed genes was 
observed using DamID mapping of Polr2F subunit with the same levels as at active genes, 
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Figure  1.1.  Nuclear  sub‐compartments  (Adapted  from  Ferrai  et  al.  2010a).  An  illustration  of  the 
mammalian cell nucleus showing nuclear domains and features of gene positioning (orange bar) that have 
been  identified  thus  far.  The  nuclear  positioning  of  genes  and  their  associations  with  different  nuclear 
landmarks are implicated in gene activation and gene repression as discussed in the text. DNA counterstain 
in  blue  where  applicable.  Splicing  speckles:  The  C3/C4  genomic  region  of  murine  chromosome  8  (red) 
associates with splicing speckles (green) in fetal liver cells (Noordermee et al. 2008). PcG bodies: Bxd gene 
(red) positioned at PcG bodies (green) in the posterior part of wild‐type stage 5‐8 hour Drosophila embryos 
examined  by  2D‐FISH  (Lanzuolo  et  al.,  2007).  Chromosome  intermingling:  Intermingling  between 
chromosomes 5  (green) and 7  (red)  in human  lymphocytes  (Branco et al. 2006). Chromosome territories: 
uPA locus (green) is positioned inside of its chromosome territory (CT; chromosome 10, red) in HepG2 cells 
(Ferrai et al. 2010). Nuclear  lamina:  Igh  locus  (green)  interaction with the nuclear  lamina (LMNB1, red)  in 
NIH3T3 (Reddy et al., 2008). PML bodies: MHCII  region (red)  is proximal  to PML bodies  (green)  in control 














































































































































in  the  biogenesis  of  several  classes  of  spliceosomal  small  nuclear  ribonucleoprotein 
particles (snRNPs) and are enriched in RNAP subunits, specific basal transcription factors, 
and RNA processing factors.  
PML  bodies  are  nuclear  multiprotein  domains,  (5‐30  per  nucleus),  enriched  for  the 
promyelocytic leukemia (PML) protein, with diameters between 0.1‐1.0 µm that can vary 
in relation to the cell cycle stage and cell type (Bernardi and Pandolfi, 2007). PML bodies 
contain many proteins and have been  implicated  in multiple  regulatory pathways,  from 
the  control  of  cell  proliferation  to DNA  repair  or  apoptosis,  and  in  viral  infection.  PML 
bodies  are  thought  to  associate  with  genomic  regions  of  high  transcriptional  activity 
(Wang  et  al.,  2004b).  However,  detection  of  active  alleles  by  RNA‐FISH  revealed  that 
transcriptional  activity  is  independent  of  gene  association  with  PML  bodies,  and  PML 
























found in bacteria (β0, β, α, α and ϖ, respectively) (Vassylyev et al., 2002), Figure 1.2. In 
bacteria, RNAP assembly starts with the formation of the αα complex, which then 


































































































































































































Figure  1.3.  Active  transcription  cycle  of  RNAPII. A) RNAPII  is  recruited  in a hypophosphorylated state  to 
gene promoters where it becomes phosphorylated on Serine 5 by TFIIH. Within the first 5‐10 nucleotides, 
the  transcription  cycle  can  be  aborted.  Pausing  occurs  within  50bp  of  the  transcription  start  site  and 
involves  the  action  of  negative  factors.  Phosphorylation  of  Serine  2  coincides with  the  release  of  RNAPII 
from promoter regions  into elongation through coding regions. Termination results  in RNAPII dissociation 
from  the  DNA  template,  with  the  aid  of  phosphatases,  and  the  transcript  release.  Hypophosphorylated 
RNAPII is free to begin a new transcription cycle. B) Occupancy profiles for RNAPII, Ser5P (blue) and Ser2P 
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RNAPII  occupancy  profiles  obtained  by  ChIP  using  phospho‐dependent  antibodies  have 
found  a  wide  range  of  RNAPII  modifications  at  active  genes  (Ser5,  Ser7  and  Ser2 
phosphorylation)  (Brookes  et  al.  2012).  These  modifications  positively  correlate  with 
expression  except  for  Ser5P,  which  is  present  at  silent  developmental  regulator  genes 
bound  by  PcG  proteins,  which  were  previously  thought  to  inhibit  RNAPII  recruitment 
(Stock et al. 2007; Stock et al. 2012). 
 




introduced  into  the  cells.  In  Chapter  3,  in  collaboration with  the  group  of  Dr.  Bas  van 
Steensel  (NKI,  Amsterdam,  the  Netherlands),  I  have  aimed  at  targeting  a  small  RNAPII 
subunit to investigate genome‐wide binding maps of total RNAPII. In parallel, an antibody 
approach  using  pan‐phospho  antibodies  (in  collaboration  with  Hiroshi  Kimura,  Osaka 
University,  Japan)  was  used  to  measure  total  RNAPII  phospho  patterns  (Chapter  4). 





a  model  system.  HD  is  a  neurodegenerative  disorder  marked  by  concerted  gene 
expression  alterations.  In  this  thesis,  I  have  explored  whether  chromosome  re‐
organisation  underlies  the  genome‐wide  changes  in  gene  expression  observed  in  HD 
(Chapter 5).  I  have  collected blood  samples  from HD patients and matched controls,  in 
collaboration with  clinicians  at HD  clinic  led by Dr.  Sarah Tabrizi  (UCL,  London)  and Dr. 
Angela  Hodges  (IoP,  Kings  College,  London)  and  applied  cryoFISH  to  measure  volume, 
shape and distribution of four chromosomes where gene expression is globally affected in 
HD.  Together  with  Dr.  Andre  Khalil’s  Laboratory  at  University  of Main  (USA),  we  have 




correlated  with  misexpression  of  key  transcription  and  chromosome  organization 
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Image  analysis  and  nuclei/chromosome  measurements  were  performed  as  described 
previously (Branco et al., 2008), using macros in Image J, R and MatLab kindly provided by 
Miguel R Branco. 













imaging processing  tools,  including  the  function detectMultiScale  (OpenCV)  that detects 
the  nuclei  at  multiple  scales  from  where  nuclei  are  filtered  and  thresholded  to  avoid 
interconnectivity between two nuclei. 
After nuclei are  successfully  segmented, we proceed onto  the segmentation of  red and 
green chromosome  images. Using  the segmented nuclei, as masks we  find the  levels of 















are  equatorial  or  apical.  This  information, measure  in  each  specific  sample,  is  used  to 




chromosomes  intensities  are  measured  in  each  shell.  To  this  end,  the  macro  uses 
segmented  images  and  the  average 3D nuclear  radius  to  calculate  the  axial  position of 
each  section  and  the  area  that  each  shell  should  occupy.  To  calculate  the  average  3D 
nuclear  radius  from  the  radii  values of  the nuclear profiles we used a macro  (R  script), 
developed  by Miguel  Branco,  based  on  the  sequential  subtraction  method  by Weibel, 
1979. After sectioning the nucleus, we obtain nuclear profiles of different sizes, such that 
an equatorial  section can have  the  same size of a polar  section originated  from a  large 





Filament  Index  measurements  were  developed  in  Dr.  Andre  Khalil’s  Laboratory 
(University of Maine). The radius and areas of nuclei or CTs were used to generate a value, 
F: 
  𝐹 = 𝑃𝐷4𝐴  
 
where P is the perimeter, D is the diameter and A the area. From this equation, a thin or 





to  100%  acetone  and  rehydrated  in  acetone/sucrose  mixtures  (10%  to  70% 
sucrose:acetone,  10min  each).  Tissue  was  embedded  in  2.1  M  sucrose  in  phosphate‐




































































































































































































Figure  3.1  –  Schematic  representation  of  chromatin  immunoprecipitation  profiles  measuring  RNAPII 
occupancy  using  phospho‐specific  antibodies  at  active  genes.  Interpretation  of  a  phospho‐RNAPII  ChIP 
profile  could  involve  (A) different numbers of RNAPII molecules, with  the  same  level of phosphorylation, 




































































































































































































































Dam  fusion  constructs  of  Polr2F,  Lmnb1  and Dam‐only  (kindly  provided  by  B.  van  Steensel).  B) Western 
blots  of  whole  cell  extracts  from  HEK293T  and  NIH3T3  cells  showing  detection  of  fused  proteins  after 
lipofectamine transfection. Proteins are detected with a V5 antibody or antibodies against the endogenous 





































































































GFP  intensity  in  uninfected  ES‐OS25  cells  (left)  and  cells  infected  with  virus  concentrated  using 
ultracentrifugation  and  expressing  the  FuGFP  plasmid  (right).  C)  Direct  visualisation  of  green  cells  using 


























































Figure  3.5  – Amplification  of methylated DNA  fragments. Typical agarose gel of PCR products amplified 
using the DamID strategy (left)  from cells  infected with plasmids containing the DamID fusions of  interest 
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and  11.  Plots  represent  mouse  chromosomes  10  (A)  and  11  (B).  DamID  mapping  of  Lmnb1‐chromatin 
interactions in ES‐E14 cells are shown in yellow (Peric‐Hupkes et al., 2010), ES‐OS25 cells in red, and for ES‐
OS25 Polr2F in blue. Red boxes indicate regions positive for Lmnb1 and negative for Polr2F and green boxes 
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Figure  3.9  ‐  DamID  mapping  of  Lmnb1  and  Polr2F  fused  constructs  on  chromosome  10  in  ES  cells. 
Distribution of DamID mapping for (from top to bottom): Lmnb1 microarray in ES E14 cells (Peric‐Hupkes et 
al.,  2010)  yellow;  raw  NGS  data  for  the  Lmnb1‐Dam  (orange),  Dam‐only  (black)  and  Polr2F  (sky  blue); 
subtracted NGS data  for Lmnb1  (Lmnb1 minus Dam‐only,  red) and Polr2F  (Polr2F minus Dam‐only, blue). 
Ser5P and Ser2P ChIP seq profiles are also shown in purple and pink, respectively (Brookes et al., 2012). 
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Figure  3.11  ‐  Average profiles  of  Polr2F‐Dam  signal  in  a  ±5Kb  region  around  the  TSS  and  TTS  of  active 


















































































































Figure  3.13  –  Comparison  between  gene  localisation  in  LADs  and  their  classification  based  on  RNAPII 
modification  and  polycomb  occupancy. Classification of  Lmnb1 associated  genes was  taken  from  (Peric‐
Hupkes et al., 2010). Percentage of Lmnb1 associated genes classified as active, PRCa, PRCi, PRCr, PRCo and 












































Figure  3.14‐  Characterization  of  Lamina  associated  active,  PRC‐repressed  and  Inactive  genes.  Lamina 
positive and negative genes were extracted from the classification published in (Peric‐Hupkes et al., 2010) 
for ES‐E14 cells. Verification of  lamina association  in the current DamID‐NGS dataset  in ES‐OS25 cells was 
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Figure 4.1  ‐  Antibodies used  to detect RNAPII modifications and  total RNAPII. A) Western blot analysis 
using antibodies against different phosphorylation forms of RNAPII and the N‐terminus domain in ES‐OS25 
whole‐cell extracts. A) IIo forms are detected by antibodies against S5P (4H8), S2P (H5), S7P (4E12) and N‐
terminus  (H224).  Upon  alkaline  phosphatase  (AP)  treatment,  binding  is  depleted  on  phosphorylation 
dependent antibodies (4H8, H5, 4E12). An antibody against unphosphorylated CTD, 8WG16, detects mainly 









































































































































































































































































































































Figure  4.3  –  Characterization  of  antibodies  targeting RNAPII  CTD by  Immunofluorescence  and Western 
Blot. A) RNAPII distribution determined in HeLa cells using commercially available RNAPII antibodies (AB): 
Total pol  II detection with H224 antibody,  Ser5P detection with 4H8 and Ser2P detection with H5.  Insets 
represent  DNA  staining  with  TOTO‐3  (adapted  from  Xie  et  al.,  2006).  Panels  below  show 
immunofluorescence  labelling  of mouse  ES  cells  using  novel  CTD  antibodies  produced  by Hiroshi  Kimura 
and Naohito Nozaki  (University of Osaka,  Japan): pan‐polII  (C‐72), pan‐phospho  (Pd‐75), Ser5  (Pd‐76) and 
Ser2 (Pc‐26). All pol II forms studied here are found in discrete sites outside nucleoli, with exception of Pc‐





































































PRC‐repressed  and  Inactive  genes.  Enrichment  levels  of  RNAPII  were  determined  with  novel  and 
commercially‐available RNAPII antibodies. Novel antibodies detect: pan‐polII (c‐72, pf‐51, pf‐7, pf‐17, pf‐38), 
pan‐phospho polII (pd‐75). The commercially‐available antibodies detect total pol II (7C2 and 7G5) or Ser7P 
(used  as  a  positive  control  at  active  genes  and  negative  control  at  PRC‐repressed  and  Silent  genes). 
Immunoprecipitated DNA was  amplified by qPCR using primers  that  amplify DNA  fragments  at  promoter 
(top) and coding regions (bottom). Promoter primers are positioned within ‐400 bp from transcription start 










































































































































































































































































Figure  4.6  –  Genome‐wide  RNAPII  occupancy  profiles  using  phosphor‐independent  RNAPII  antibody. 
Distribution  of  RNAPII  using  the  Pd‐75  antibody was  assessed  alongside  S5p,  S2p  and  S7p modifications 
(right  hand  panel  from  Brookes  et  al.  2012)  at  (A)  active  (green,  n=5707)  and  (B)  PRC‐repressed  (pink, 
n=1632) genes, plotted together with silent (grey, n=5296) genes. Average depth of sequencing reads per 








































































































Nuclear  architecture  plays  important  roles  in  the  regulation  of  gene  expression. 
Disruption  of  nuclear  architecture,  such  as  abnormal  nuclear  shape  and  chromosome 
repositioning,  has  been  reported  in  many  diseases  and  is  thought  to  impact  gene 
expression.  Huntington’s  disease  (HD)  is  a  neurodegenerative  disease  with  gene 
expression alterations affecting large chromosomal regions (Anderson et al., 2008). Here, 




HD  is an  inherited and  fatal neurodegenerative disease caused by  the expansion of  the 
CAG repeat on the first exon of the huntingtin (Htt) gene in chromosome 4p (Butler and 
Bates, 2006). Although mutant huntingtin (mHtt) is ubiquitously expressed, repeat length 
larger than 36 bp  induces the formation of  insoluble aggregates  in neurons that  lead to 
their death (particularly in the striatal region), through mechanisms that are still unknown 
(Andres  et  al.,  2008).  In  HD,  several  pathways  are  impaired  and  changes  in  gene 
expression  are  seen  in  animal  models  and  human  neuronal  and  non‐neuronal  tissues 
(Benn  et  al.,  2008b;  Butler  and  Bates,  2006;  Kazantsev  and  Hersch,  2007).  Recently, 
misregulation  of  genes  has  been  detected  at  early  stages  of  development  in  human 
embryonic stem cells (Feyeux et al., 2012). 
 
Expression  of  mHtt  has  been  shown  to  alter  gene  expression,  by  sequestering 









2003),  a  state  that  correlates  with  chromatin  condensation  and  gene  repression. 
Furthermore, mHtt directly binds DNA and occupies gene promoters (Benn et al., 2008b). 





interact  with  Htt,  using  yeast  two‐hybrid  screening  and  tandem  affinity  purification, 





The  variety  of  gene  regulation  mechanisms  that  are  disturbed  by  mHtt  suggests  a 
widespread  disruption  of  gene  expression  in  HD.  Chromowave  is  a  recently  developed 
mathematical approach that applies wavelet transformation to detect correlated changes 
of expression of neighbouring genes (Turkheimer et al., 2006). In contrast with standard 
analyses  of  microarray  data,  which  detect  significant  changes  on  single  genes 
independently of changes  in the genomic region where they are  localised, Chromowave 
identifies  groups  of  genes  that  show  correlated  changes  along  the  genomic  sequence, 
even if individual differences in expression may be very small.  
 
Chromowave has been used  to  analyse publically  available microarray data  from blood 
and  brain  samples  from  HD  patients,  detecting  transcription  deregulated  across  large 
genomic  regions  covering,  in  some  cases, whole  chromosomes  (Anderson  et  al.,  2008). 
The  regions where  transcription  is dysregulated correlate with disease progression, and 


















Huntington’s disease  is a  fatal neurodegenerative disorder caused by a mutation  in  the 
Htt  gene,  which  leads  to  neuronal  death  and  transcription  dysregulation.  In  HD,  gene 
expression is affected across large genomic regions with striking similarity between blood 









resolution  imaging  technique,  cryoFISH,  which  allows  quantitative  analyses  of 
chromosome  volume,  shape  and  positioning  with  optimal  preservation  of  nuclear 














































































































































































































































































































































































put  in  developing  a  fully  automated  pipeline  for  image  analyses,  that  would  be 
compatible with cryoFISH analyses of many samples. 
 
This  project  was  performed  in  close  collaboration  with  Dr.  Federico  Turkheimer  and 
James  Swingland  (MRC  Clinical  Sciences  Centre,  Imperial  College  School  of  Medicine, 
London;  currently  at  Institute  of  Psychiatry,  King’s  College  London,  UK)  and Dr.  Angela 
Hodges (Institute of Psychiatry, King’s College London, London, UK). Human samples were 
initially  collected  by  Dr.  Ed Wild  and  Dr.  Angela  Hodges  (Institute  of  Psychiatry,  King’s 
College London, UK) and subsequently by Dr. Aakta Patel and I, at the HD clinic led by Prof. 
Sarah  Tabrizi  (Institute  of Neurology, University  College  of  London, UK), whom has  the 
required ethically approved permissions for collection, transport and sharing of samples 
for the purpose of this project. Samples were transported and stored in accordance to the 
standard  operating  procedures  set  out  by  the  MRC‐CSC  Human  Tissue  Act  license. 






with  changes  in  the  structural  organisation  of  chromosomes,  I  first  choose  a  subset  of 
chromosomes with altered gene expression. 
Chromosomes 4  and 5 were  selected  according  to  their  up‐regulation  (more  striking  in 
chromosome  5),  whereas  chromosomes  19  and  22  showed  down‐regulation  of  gene 















Whole blood was collected  from the HD clinic  led by Professor Sarah Tabrizi  (University 
College  of  London,  UK)  from  19  symptomatic  HD  gene  carriers  (11  Early‐stage,  7 
Moderate‐stage  and 1  for which  the disease  score we have not  yet  obtained  from our 
collaborators) and 14 matched control subjects (Table 5.1). Disease stage was determined 
by clinicians, using the Unified Huntington’s Disease Rating Scale (UHDRS), a rating system 























































































































































































































































After  blood  collection,  white  blood  cells  were  purified  by  ultracentrifugation  of  BD 
sodium  heparin  Vacutainer  tubes  (BD,  Oxford,  UK),  enabling  the  separation  of 
mononuclear  cells  from  whole  blood.  Cells  are  fixed  in  a  formaldehyde  based  fixative 
strongly buffered in HEPES for optimal structural preservation (Guillot et al., 2004). After 
embedding  in  sucrose  solution,  a  cryoprotectant,  cells  are  frozen  and  stored  in  liquid 
nitrogen. Thin cryosections (≈150‐200nm thick) were collected and transferred on to glass 
coverlips.  Nuclear  profiles  are  labelled  with  a  general  DNA,  such  as  DAPI  or  TOTO‐3. 
Chromosomes were  painted using  commercially  available  probes,  and  images  collected 
by  confocal  microscopy.  Macros  for  image  analyses  previously  developed  in  our  lab 
enable the selection of masks for nuclei and CTs, making it possible to calculate nuclear 
volume,  CT  volumes  and  radial  distributions.  However,  these macros  require  extensive 
interaction  from  the  user,  in  particular  in  the  segmentation  process,  due  to  uniform 
threshold  that does not uniformly  recognize  the properties of  specific nuclei or  images. 
With the demands of analyzing cryoFISH data from a vast cohort of samples (summary of 
samples used for this study in Table 5.2), we have collaborated with Dr. Andre Khalil’s lab 
(University  of  Maine,  USA)  to  further  develop  and  automate  our  image  analysis 
procedures.  The  novel  pipeline  for  image  analysis  comprised  automated  image 
segmentation and measurements, including the area of nuclear and chromosomal masks, 
the volume and  radial distribution of  chromosomes and nuclei, as well as an additional 
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Table 5.  2 –  Summary of  samples used on  chromosome organisation  studies. Experiments marked with 
crosses were excluded from the analysis due to poor segmentation, poor signal detection, or unclassified 





the  image  segmentation  outputs  originated  by  the macros  available  in  our  laboratory, 
with  a  newly‐developed  automated  image  segmentation  pipeline  developed  by  Brian 
Toner and Andre Khalil (University of Maine, USA). For this purpose, we used two sets of 





Sample Code Stage !"#$%$&$%'&()(*+,(-. !"#$%$&$%'&(/(*+,(00
UCL03 Control ! !
UCL04 Control " "
UCL08 Control " "
UCL21 Control " !
UCL22 Control " !
UCL24 Control " "
UCL25 Control ! "
UCL28 Control " "
UCL30 Control " "
UCL32 Control " "
UCL36 Control " !
UCL41 Control " "
UCL43 Control ! !
UCL47 Control ! !
UCL01 Early (2) " "
UCL02 Early (2) " !
UCL06 Early (2) " "
UCL26 Early (2) " "
UCL29 Early (2) " "
UCL31 Early (2) ! !
UCL33 Early (2) ! !
UCL35 Early (2) " "
UCL38 Early (2) ! "
UCL40 Early (2) " "
UCL45 Early (2) ! !
UCL05 Moderate " "
UCL34 Moderate ! "
UCL37 Moderate ! "
UCL39 Moderate " "
UCL42 Moderate " "
UCL44 Moderate ! "
UCL46 Moderate " "




gave  reasonably  good  segmentation  of  nuclei  and  chromosomes,  with  only  small 
apparent mismatch between the areas of nuclei and chromosomes determined using the 
semi‐automated  macro  previously  develop  in  the  lab  (Manual  macro;  Figure  5.3). 
Measurements of nuclear volumes were different depending on whether the Manual or 
Automated  macros  were  used  (~10%  differences),  but  in  the  two  samples  compared 
there was  no  particular  tendency;  for  sample UCL02  the  automated macro  gave  larger 
nuclear  volumes, whereas  for  UCL21  the  opposite  trend was  observed.  This  difference 





the  raw  images  reasonably well,  although  the CT masks appear  in  general  smaller with 
the current version of the automated macro than with the manual macro. It was felt that 















a  chromosome’s  volume),  we  determined  the  area  occupied  by  chromosomes  in  the 
same datasets, using the Manual and Automated macros (Figure 5.4).  
 
Chromosomes  4  and  19  display  larger  and  smaller  chromosome  areas,  respectively,  as 




Chromosome areas were also expressed as a % of nucleus  imaged (this  is equivalent  to 
calculating chromosome volume as a percentage of nuclear volume; Branco and Pombo, 
2006).  In  these  calculations,  the  total  area  occupied  by  all  nuclear  profiles  imaged  is 
considered,  irrespectively  of whether  they  contain  signals  for  chromosome  of  interest; 


















the  differences  in  nuclear  profile  segmentation  shown  in  Figure  5.3.  Differences  in 



















more peripheral and 19 more  internal, as expected  in human blood cells  (Branco et al., 
2008).  
 






























































































































































































































































































































the  average  nuclear  volume  and  shape were measured  for  blood  samples  in  Table  5.2 
from  HD  and matched  control  donors.  The  average  radius  of  each  nuclear  profile  was 
determined using previously established procedures, which use stereological principles to 
estimate the distribution of the radii of nuclear profiles obtained by sectioning nuclei at a 
given  thickness  from  a  mixed  population  of  nuclear  sizes  (Branco  et  al.,  2008).  The 
average  nuclear  radius  was  estimated  for  each  sample  from  the  weighted  average  of 
nuclear radii, using an approximation that assumes nuclei are round, which is acceptable 




first  set  of  experiments,  I  simultaneously  labelled  chromosomes  4  and  19,  and DNA  to 

































































analyses.  Images  are  collected  randomly,  and  include  all  kinds  of  nuclear  profiles  (with 
signal for both chromosomes, one chromosome or none), but all profiles are included in 
the  quantitative  image  analyses,  as  they  represent  the  ‘universe’  of  nuclear  space 
investigated (see Branco and Pombo, 2006). 
 
After  measuring  nuclear  volumes  for  each  sample,  we  grouped  Control,  Early  and 
Moderate  samples  (Table  5.2).  Interestingly,  the  average  nuclear  volumes  of  Early  and 
Moderate  PBMCs  are  larger  than  that  of  control  samples;  differences  are  statistical 












thus  impact  gene  expression  (He  et  al.,  2008).  Here,  we  investigated  nuclear  shape  to 
understand  whether  alterations  could  be  underlying  possible  changes  in  chromosome 
distribution in Huntington’s blood samples. The shape of nuclei was measured, as before, 
through calculation of the filament index in accordance with Khalil et al. 2007. The shape 

















been  correlated with  gene activity;  for  example,  the  shape of X  chromosome has been 
measured in female cells, where one of the two chromosomes X is randomly inactivated. 
Although both  X  chromosomes  have  similar  volume,  the  active  X  chromosome  is more 
elongated  than  the  inactive  counterpart  (Eils  et  al.,  1996),  which  may  relate  with 
increased  accessibility  of  chromosome  sequences  to  other  chromosomes  or  nuclear 
compartments  to  favour  gene  expression.  Indeed,  at  early  stages  of  X  inactivation,  X‐
linked  genes  are  found  outside  the  repressive  Xist  compartment,  possibly  to  associate 
together  with  transcription  machinery  factors,  moving  towards  this  domain  as 
inactivation proceeds (Chaumeil et al., 2006).  
 




























































































chromosomal  reorganisation,  I measured  the  volume of  chromosome  territories, which 
reflects  the  extent  of  their  compaction,  their  shape  and  their  radial  distribution.  I 
analysed four autosomes (chromosomes 4, 5, 19 and 22) using cryoFISH in blood samples 
from HD (early and moderate) patients and matched control individuals. Chromosomes 4 
and  5  are  large  and  relatively  gene‐poor  with  preferential  localisation  at  the  nuclear 
periphery in lymphocytes, whereas chromosomes 19 and 22 are small and gene‐rich and 
tend to be positioned towards the nuclear interior (Boyle et al., 2001; Branco et al., 2008). 
Chromowave  analyses  (Figure  5.2)  detect  increased  transcription  associated  with  HD 
through  chromosomes  4  and  5  (which  could  be  related  with  increases  in  volume, 




To assess  changes  in CT  compaction,  I measured CT volumes  in absolute units  (in µm3) 
and  relative  to  the  nuclear  volume  (as  %).  To  calculate  CT  volumes,  the  areas  of 
chromosome  paints  and  nuclear  profiles  were  computed  per  image.  CT  volumes  were 
calculated  according  to  stereological  methods  (Weibel,  1979),  where  the  areas  of 
chromosome  territories  are  divided  by  the  total  nuclear  areas,  giving  rise  to  a  ratio,  R 
(Branco et al. 2008), equivalent to the ratio of the respective average volumes, as shown 
here: 
  𝐴!"#𝐴!"# =   𝑡 × 𝐴!"#𝑡 × 𝐴!"# =   𝑉!"#𝑉!"# = 𝑅 












shells  in  the  nuclear  profiles  (with  equal  volumes),  for  each  given  chromosome.  The 







percentage  of  the  nuclear  radius  (0  –  centre;  100  –  nuclear  edge).  The  top  graph  shows  average  radial 








for  chromosome  22  (Figure  5.8).  The  volume  of  chromosome  22  is  lower  in Moderate 
samples of HD, both in relative and absolute measurements; this result is most striking as 
the  volume  of  nuclei  increases  with  disease.  Differences  in  CT  volume  are  statistical 
significant between control and moderate HD samples but also when all HD samples are 
considered  together.  The  filament  index  decreases  from  control  to moderate  samples, 
suggesting  that  chromosome  22  becomes  more  circular.  This  change  is  statistically 
significant.  The  decrease  in  chromosome  volume  observed  for  Early  and  Moderate 
samples could be indicative of a more concentrated chromosome, which, together with a 
more circular  shape are  indicative of gene  repression.  Indeed, down‐regulation of gene 
expression was observed  for  the  vast majority  of  chromosome 22  in HD  samples  using 
Chromowave analysis (Anderson et al. 2008). Radial distribution of chromosome 22 is also 
altered in HD. In Moderate samples, chromosome 22 occupies a more peripheral position 






































































































































































Architecture  of  chromosome  19 may  also  be    altered  in  HD,  considering  the  a  smaller 
number of moderate samples has been analysed so far. The volume of chromosome 19 
shows a  tendency  for decrease with  severity of disease,  albeit not  statistical  significant 
with  the  current  number  of  samples,  and  only  observed  when  considering  relative 




samples  analysed.  The  radial  distribution  of  chromosome  19  seems  to  be  maintained 
between all samples. 
 

































































































































































circular  in Moderate  samples  than  in  control  and  early  samples.  Chromosome  5  radial 






















































































































































Figure  5.  11  – Volume shape and  radial distribution of  chromosomes 4. The volume of  chromosome 4  is 
represented as a percentage of the nuclear volume (relative), and in µm3 (absolute). Chromosome shape is 
represented as filament index (1 corresponds to sphere; >1 ellipsoid). Radial distribution was measured as a 
percentage  of  the  nuclear  radius  (0  –  centre;  100  –  nuclear  edge).  The  top  graph  shows  average  radial 







Chromosome  4  shows  changes  in  chromosome  shape,  but  retains  the  same  volume  of 
chromosomes  and  radial  positioning  (Figure  5.11).  Chromosome  4  filament  index 
measurements  suggest  increased  sphericity  in  moderate  samples.  Elongation  of  this 








Overall,  nuclear  organisation  of  this  small  subset  of  chromosomes  is  observed  in  HD 




















































































































































































Compartmentalization of  the cell nucleus  into sub‐compartments  is  thought to organise 
genome functions, such as RNA transcription or RNA processing. The spatial arrangement 
of  the  genome  has  implications  on  the  transcription  status  of  genes  by  influencing  its 
accessibility  towards  certain  nuclear  landmarks  or  regulatory  DNA  elements.  Thereby 
disruptions in nuclear architecture have the potential to globally affect gene expression. 
 
Gene  expression  is  dysregulated  in  a  widespread  fashion  in  brain  and  in  blood  of 
Huntington’s disease patients (Anderson et al. 2008). Despite being associated with brain 







In  this  chapter, we  aimed  to  uncover whether  chromosome  organisation  underlies  the 
genome‐wide mechanism of disruption of gene expression in blood HD patients. 
We  have  started  by  implementing  an  automated  image  analyses  system  together with 
Brian Toner and Dr. Andre Khalil at University of Maine (USA). Segmentation is one of the 
most  critical  and  time‐consuming  steps  of  the  imaging  processing  analysis.  Due  to 
heterogeneity of human samples, particularly upon the possibility of nuclear architecture 
alterations,  straightforward  segmentation  of  nuclear  shapes  might  be  compromised. 
Abnormal  heterochromatin  formation  has  been  associated  with  another  trinucleotide 
repeat,  Friedreich's  ataxia  (FRDA),  suggesting  for  an  irregular  chromosome  distribution 
pattern  which  might  affect  segmentation  (Hahn  et  al.,  2010).  In  this  chapter, 
segmentation was optimized so that comparisons between datasets could be performed. 
Unfortunately,  difficulties  in  segmentation  were  observed  for  some  samples  and  they 










samples.  The  values  obtained  here  for  nuclear  volumes  are  proportional  to  those 
previously observed in (Branco et al., 2008). There is an increase on the volumes of nuclei 




outcome  of  such  irregularities  is  far  from  understood  but  lead  to  rearrangement  of 
nuclear  architecture,  such  as  disruption  of  PML  bodies  or  appearance  of  novel  nuclear 
compartments,  like  the  perinucleolar  compartment  (PNC),  mostly  associated  with  the 











which  can  be  an  indicative  to  alteration  in  chromatin  organisation  and  possibly  gene 
expression. Nuclei  shape alterations are a  remarked characteristic of  laminopathies and 
cancers  leading  to  alterations  in  nuclear  morphology  affecting  chromatin  organization 
and  possibly  compromising  gene  expression  (Webster  et  al.,  2009;  Zink  et  al.,  2004). 








We next measured chromosome volumes,  shape and  radial distribution  in Huntington’s 
disease.  For  that  we  chose  to  study  four  chromosomes:  two  big  peripherally  located 
chromosomes (4 and 5) and two small centrally located chromosomes (19 and 22). Gene 
expression alterations measured by Chromowave across chromosomes 19 and 22 reveal 
genome‐wide  down‐regulation  of  gene  expression,  whereas  genes  harboured  in 
chromosome  5  are  mostly  up‐regulated.  Although  differences  in  gene  expression  are 
observed across chromosome 4, they are not as striking as those observed for the other 
three  chromosomes.  Chromosome  organisation  was  observed  in  Huntington’s  disease 
with  more  marked  differences  observed  for  the  smaller  chromosome  22  and  less 
appreciable alterations associated with the larger chromosome 4. 
 
Consistent with gene  repression observed with  the Chromowave analysis,  chromosome 
22  becomes  more  spherical,  condensed  and  shifted  towards  the  periphery  in 
Huntington’s  disease  samples.  Condensation  and  spericity  of  this  chromosome  might 
contribute  to  the  mechanisms  of  repression  since  1)  condensation  results  in  a  less 







re‐positioning  of  small  chromosomes  have  been  observed  in  other  diseases,  such  as 
cancer,  which  might  have  implications  on  translocation  probabilities  of  neighbouring 
chromatin  (Nambiar  et  al.,  2008).  Although  translocation  events  in  cancer  have  been 
extensively  reported, with  implications  on  the  transcription  status  of  the  chromosomal 




suggests  that  translocations  are  rare  events  in  HD  samples  and,  despite  possible 
chromosome re‐organisation, they do not result in chromosome aberrations or that such 
phenomena  are  yet  to  be  explored  in  this  disease.  Interestingly,  the  only  translocation 
event  reported  in  Huntington’s  disease  occurs  between  peripherally  located 
chromosomes 4 and 5 (Froster‐Iskenius et al., 1986). 
For  the  other  small  centrally  located  chromosome,  chromosome  19,  no  statistical 
significant  differences  are  so  far  observed  amongst  the measurements  of  chromosome 
volumes,  shape  and  radial  distribution. However,  this  chromosome appears  to  become 
more  circular  in moderate  samples  and  this might,  per  se,  regulate  gene  expression  in 
such  a manner  that  chromosome  volume or  radial  re‐distribution  roles  in  transcription 
repression are less determinant. 
For  the  bigger  chromosomes  4  and  5,  radial  distribution  does  not  seem  to  be  greatly 
altered  suggesting  that  small  chromosomes  are  more  likely  to  suffer  movement  re‐
arrangements  than  bigger  chromosomes.  The  same  re‐distribution  pattern  has  been 
reported previously in laminopathy cells (Meaburn et al. 2007). Changes in chromosome 
shape and volume are slightly affected in these bigger chromosomes.  
Taken  together  this  suggests  that  re‐organisation  is  observed  in  HD  with  small 
chromosome 22 being more affected than the others studied here.  
 
Importantly,  heterogeneity  between  human  samples  could mask  important  features  of 
chromosome  re‐organisation  in Huntington’s disease.  In  spite of  giving general  ideas of 
re‐organisation  of  chromosomes  in  HD,  one  could  extract  possible  patient  outliers  and 
look  for  patterns  of  re‐organisation  in  a  more  standardized  HD  population.  Although 
blood  samples might  be  significantly  affected  by  external  clues  other  than  the  disease 
itself (e.g. inflammations), this study suggests that HD associated alterations are observed 










































































































































































Table  6.1  HD‐associated  transcripts  in  blood.  Transcripts  that  have  already  been  associated with  HD  in 
other  studies  are  highlighted  in  grey  (see  references  below).  Asterisks  represent  genes  with  gene 
expression levels different (not changed or changed in opposite direction) in more than 4 HD samples (out 
of  12).  Fold‐change  (FC)  and  Log2(FC)  are  the  difference  and  the  logged  difference  of  expression  levels 
between patients and controls from the microarray data, respectively. p‐value measures the significance of 
the  correlation between gene expression values and case  loadings and  is  corrected using Bonferroni  and 
FDR multiple comparison  tests. Sample size  indicates  the minimum number of  samples  required  to  see a 
statistical significant difference in expression levels between controls and HD.  
 


























DEK chr6p22.3 3.78 1.92 1.1E-11 7 regulation of transcription from RNA polymerase II promoter 
LBR* chr1q42.1 3.87 1.95 2.2E-09 3 mediation of interaction between chromatin and lamin B 
FASa,b chr10q24.1 3.05 1.61 4.3E-09 3 signal transduction 
FMR1 chrXq27.3 3.90 1.96 1.0E-09 3 central nervous system development 
RBM25 chr14q24.3 6.02 2.59 3.7E-06 7 regulation of transcription 
SF3B1*c chr2q33.1 2.96 1.57 3.1E-09 2 anterior/posterior pattern formation  
H2AFB3 / H2AFB1 chr3p41 0.56 -0.84 8.9E-07 11 nucleosome assembly  
HMGB2 chr4q31 4.09 2.03 1.3E-06 3 general transcriptional repressor activity 
MATR3 chr5q31.2 4.38 2.13 3.4E-08 4 RNA binding 
SP3c chr2q31 5.46 2.45 5.4E-07 6 transcription repressor activity  
TAF7c chr5q31 2.68 1.42 1.2E-06 4 specific transcriptional repressor activity 
PPP1R12Ac chr12q15-q21 5.07 2.34 5.1E-09 6 protein binding 
ACTN4 chr19q13 0.53 -0.91 5.0E-06 2 actin filament bundle formation  
ASCC2 chr22q12.1 0.41 -1.27 4.8E-06 4 regulation of transcription, DNA-dependent 
PTPRC*c chr1q31-q32 2.97 1.57 3.4E-11 4 cell growth, differentiation, mitotic cycle, and oncogenic transformation 
STAG2* chrXq25 3.01 1.59 1.9E-09 4 chromosome segregation, cell cycle 
SMARCA5 chr3p26 3.64 1.86 1.1E-07 9 regulation of transcription, DNA-dependent  
SMC4 chr3p40 2.84 1.51 2.9E-08 3 hromosome organization  













































































































































































early  or  moderate  cases)  measured  by  the  Mann‐Whitney  and    Student  T  tests.  Genes  were  ranked 
according to the lowest Mann‐Whitney p‐values of Control vs HD samples. STAG2, SF3B1, PTPRC, H2AFB3, 
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differences  between  control  and  HD  samples  using  the  Mann‐Whitney  test.  A)  STAG2  normalized 
expression,  using  HPRT1  as  normalizer,  is  shown  for  control  and  HD  samples  as  well  as  for  early  and 
moderate  samples  separately.  B) Normalized expression  for  FAS  and PPP1R12A.  Chromosome position  is 
indicated alongside p‐values using Mann‐Whitney and t tests. 
 
6.4  Discussion 
Huntington’s disease is a neurodegenerative disease without cure. The clinical HD stages 
are assessed using the United Huntington’s Disease Rating Scale, involving cognitive, 
psychiatric and motor tasks but tracking the biology behind disease progression is 
catching scientist’s attention. Efforts have been made in the identification of HD 
biomarkers that would assist in the process of tracking the disease stages (Bjorkqvist et al., 
2008; Lovrecic et al., 2009; Runne et al., 2007; Runne et al., 2008; Strand et al., 2005). In 
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parallel, biomarkers could also help understanding the disease mechanisms possibly 
providing new therapeutic targets. Monitoring of HD would require repeatedly testing of 
biomarkers (gene or protein levels) and therefore non‐invasive sampling of human tissues, 
such as blood or urine samples, would be of great importance. 
 
Here we set out to investigate gene expression alterations in a sub‐set of genes (19 
genes). These genes were selected according to their correlated changes on expression 
with the neighbouring genomic region, detected by Chromowave, and their role in 
transcription regulation and/or chromosome organization. We aimed to access the extent 
with which single genes are altered within our cohort of samples and simultaneously 
investigate putative HD biomarkers. This should help assess in more detail, and for single 
samples, the changes in chromosome organization reported in Chapter 5. 
 
Our cohort of 33 blood samples comprises 14 control and 19 Huntington’s disease 
samples. This sample size is consistent with others used in the literature for the 
investigation of HD biomarkers in blood (Borovecki et al., 2005; Runne et al., 2007). 
 
Normalizers and microarray data 
Biomarker research in Huntington’s disease is a disputable topic. Recently, Runne et al. 
2007 investigated 12 blood biomarkers suggested by other authors (Borovecki et al. 2005) 
and identified a new sub‐set of genes (19) as potential biomarkers in blood samples. Both 
the list of biomarkers identified in Runne et al. 2007 and previously in Borovecki et al. 
2005 were originated from microarray data and genes were selected according to their 
significant differential expression between HD and controls (Borovecki et al., 2005; Runne 
et al., 2007). In Runne et al. 2007, no statistical significance was found between HD and 
control samples in the 12 putative biomarkers in HD blood samples suggested by 
Borovecki et al. 2005. Zuccato et al. (2011) also investigated gene expression differences 
between 2 genes suggested by Borovecki et al. 2005 but, once again, no statistical 
significance was observed between controls and HD samples. In addition, from the new 
set of 19 genes suggested by the authors (Runne et al. 2007) as putative HD biomarkers 
only one (IER3 – immediate early response 3) showed statistically significant differential 
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expression between HD and controls. These data suggest that: (1) microarray data 
provides over‐estimation of differentially expressed genes; (2) qRT‐PCR methods could be 
standardized to allow a comprehensive understanding of the study of gene expression 
biomarkers in HD; (3) heterogeneity between different sample cohorts. Putative 
biomarkers suggested by microarrays might therefore produce small fold changes by qRT‐
PCR minimizing their potential to sensitively monitor the disease, particularly across 
different sample cohorts. For example, microarrays generated from blood samples of HD 
and control individuals pointed the early response gene, IER3, as a putative HD biomarker 
due to its robust differences in expression between control and HD samples (Fold change 
= 2.6). However, only a modest increase of expression (32%) was obtained by qRT‐PCR on 
a different sub‐set of HD and control samples, raising the question of the potential of this 
putative biomarkers in longitudinal HD patient samples (Runne et al. 2007). 
Consistently, the genes I studied also presented much higher fold changes in the 
microarray data (Borovecki et al. 2005) than by qRT‐PCR. Out of the 19 genes selected 
here as possible biomarkers, only one (STAG2) showed statistical significant differences 
on the early stages of the disease compared to controls (t test; p < 0.05). This difference 
was still observed between moderate and control samples with statistically significance (t 
and Mann‐Whitney tests; p ≤ 0.05). However, gene expression differences are much more 
striking in the original microarray dataset (Borovecki et al. 2005; fold changes ≈ 3) than 
those observed by qRT‐PCR. 
 
On the other hand, normalisation of gene expression data has been a subject of great 
debate with qRT‐PCR results being influenced by the choice of normalizer (Zuccato et al., 
2011). Human tissues harbour heterogeneous cell populations and hence it is important 
to ensure that the normaliser is reproducibly stable between different set of samples 
independently of disease, age, gender, etc. In Borovecki et al. 2005, BACT was used as 
normalizer of the 12 putative biomarkers suggested for blood samples. However, others 
have suggested that HPRT1 and GNB2L are more stably expressed in blood samples than 
BACT (Marullo et al. 2010) and therefore should be used as normalisers. In fact, 
disparities are observed in BDNF expression in blood samples of HD patients versus 
controls between different normalizers. This suggests that results are highly dependent 
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on the normaliser chosen and that heterogeneity of the human samples are integral part 
of this type of studies. 
In this cohort of samples, three normalizers were tested (BACT, HPRT1 and GNB2L) for 
stability among the all set of samples and HPRT1 was showed to be the least variable 
gene. 
 
STAG2 has putative HD biomarker 
STAG2 is one of the subunits of the cohesin complex. Cohesin is mainly known by its roles 
in cell division through the separation of sister chromatids and DNA repair (Bose and 
Gerton, 2010). More recently, roles in genome organization, control of gene expression 
and development were associated with the cohesins (Bose and Gerton, 2010). For 
example, cohesion is recruited to DNA sites known to bind by CTCF, an insulator protein, 
mediating long‐range DNA interactions and thereby regulating gene expression (Ribeiro 
de Almeida et al., 2012). 
 
STAG2 mutations and loss of protein have been reported in cancers, glioblastoma Ewing’s 
sarcoma and melanoma (Kim et al., 2012; Solomon et al., 2011). In the present study, we 
observe up‐regulation of STAG2 expression in HD with statistical significance for two 
different HD stages (early and moderate). Although up‐regulation of STAG2 mRNA level 
has not yet been reported in the literature, its inactivation in human glioblastoma cell 
lines lead to increased chromosome instability, aneuploidy but very little difference in 
expression profiles (Kim et al., 2012; Solomon et al., 2011). This suggests that 
dysregulation of STAG2 would rather affect chromosome organisation than global gene 
expression alterations, and may be important for example for the extent of chromosome 
compaction and shape seen in Chapter 5.  
 
6.4.1  Patient variability 
The blood gene expression data used here for the selection of genes and for the 
Chromowave analysis results from average behaviours across many individuals.  
It is not clear for each single gene with dysregulation associated with the disease, how 
often are specific patients affected. For example, the splicing factor SF3B1 (splicing factor 
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3b, subunit 1) has been reported as a potential biomarker for HD in blood samples due to 
its up‐regulation (Borovecki et al., 2005). However, by exploring the microarray dataset 
(not shown) I have observed that expression level of SF3B1 is not consistently altered 
among the 12 HD samples used in this study (statistical significant up‐regulation of SF3B1 
expression in HD is found in 7 out of 12 samples, not shown). This suggests that the genes 
with changes in expression associated with HD may not be altered in all patients, which 
will also be important to interpret the whole chromosome reorganisations seen in the 
cryoFISH analyses.  
 
Variability between individuals has been identified in patients with neurological disorders, 
such as Parkinson’s, Alzheimer’s and Huntington’s diseases (Burton et al., 2006; Delval et 
al., 2006; Joseph et al., 1999; Rao et al., 2008). Patient variability has been correlated with 
the severity and nature of the neurological impairment (Burton et al., 2006). Research to 
date also indicates gender as factor in some of these neurological diseases and gender‐
specific genetic programmes seem to be associated with gender variability (Pilcher, 2006). 
Moreover, patient variability is also found in expression profiling assays, either due to 
tissue heterogeneity or genetic variability (gene mutations or SNPs); averaging between 
datasets or mixing different populations before expression profiling reduces variability 
(Bakay et al., 2002). 
 
As genetic differences are important for treatment responses and survival rates (Moller‐
Levet et al., 2007), exploiting variability is of great interest to categorize diseases and 
personalise treatments. In cancer, different gene expression profiling strategies have 
been applied to identify biomarkers of disease prognosis and predict clinical outcomes 
(Chen and Wang, 2009; Moller‐Levet et al., 2009) and research is now moving forwards 
with the identification of individualized genetic factors underlying the disease. 
 
Therefore, understanding the variability in gene expression across the sample cohort 
present in this study would help to identify outliers or patients with more acute 
phenotypes perhaps making possible more directed investigations on the study of 
chromosome organisation in HD. 
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7. Discussion and Summary 
 
Gene expression is a tight regulated mechanism that ensures proper management of 
gene expression programmes, activating and repressing genes at specific times of the cell 
cycle, differentiation pathways and responses to external cues. At the chromatin level, 
gene expression can be controlled through the assembly of the PIC complex at gene 
promoters, binding of RNAPII, modification of histone proteins, and subsequent steps 
that involve the production of RNA molecules and their co‐transcriptional processing, 
before transport through nuclear pores for translation in the cytoplasm. At the large‐scale 
level, the distribution of chromatin inside the 3D space of the nucleus influences 
chromatin proximity relative to specific nuclear landmarks and the interactions between 
DNA elements. 
 
In this thesis, I have aimed to investigate gene expression regulation through RNAPII 
(chapters 2 and 3), and chromosome organisation and gene expression dysregulation 
using Huntington’s disease as a model system (chapters 4 and 5).  
 
Genome‐wide maps of RNAPII occupancy have been accomplished using phospho‐
dependent antibodies against modifications occurring at the CTD domain of this protein. 
RNAPII is found at active and, with a different conformation at Polycomb‐repressed genes, 
although identification of RNAPII at PRC‐target genes has only been achieved so far using 
a specific Ser5P antibody (Stock et al., 2007; Brookes et al., 2012). Here, I have confirmed, 
through an antibody independent approach (DamID), the presence of RNAPII at 
Polycomb‐repressed genes (chapter 3). However, the sensitivity of DamID detection using 
a Dam‐Polr2F fusion protein did not provide enough depth to clearly assess total RNAPII 
abundance at all genomic features. To detect RNAPII at PRC‐repressed genes using an 
independent approach, I took advantage of a panel of novel RNAPII antibodies (chapter 4). 
I identified one antibody that recognizes RNAPII at PRC‐repressive genes, although more 
efforts are required to characterize its genome‐wide occupancy. 
 
  7. Discussion and Summary 
 
  167 
All together my efforts suggest that RNAPII is an intricate complex and that mapping of 
total RNAPII at PRC‐repressed chromatin through DamID or ChIP requires novel 
approaches. 
 
Genome‐wide gene expression alterations are a hallmark of Huntington’s disease, as 
described when Chromowave is applied to gene expression datasets from blood HD 
samples obtained by microarray hybridization (Anderson et al., 2008). We have 
hypothesised that large scale re‐organisation of chromosomes might underlie the gene 
expression dysregulation observed in HD. I have shown that chromosome re‐organisation 
is associated with HD in blood samples, more particularly in one of the four chromosomes 
selected for this study (chromosome 22; chapter 5).  
 
I next set out to discover whether genes with potential as chromosome organisers, 
transcription regulators and with gene expression changes correlated with the 
Chromowave pattern were misregulated in our set of samples (chapter 6). STAG2 was the 
only gene found, in a panel of 19, significantly altered in HD. This shows that gene 
expression analysis in HD peripheral tissues are possible although heterogeneity of blood 
samples might mask longitudinal reproducibility. 
 
7.1 Genome‐wide mapping of RNAPII 
At active gene, modifications occurring at the CTD domain of RNAPII help the recruitment 
of chromatin modifiers and RNA processing machinery ensuring that RNA production 
occurs efficiently and co‐transcriptionally (Brookes and Pombo, 2009). Intriguingly, RNAPII 
was found present at Polycomb‐repressed genes and phosphorylated at Ser5 residues, a 
mark associated with transcription initiation (Stock et al., 2007). However, the 
characteristic RNAPII marks found at active genes, Ser2P and Ser7P, are absent from PRC‐
repressed chromatin although RNAPII phosphorylated on Ser5 extends into coding 
regions, suggesting that Polycomb repression is associated with transcription in the 
absence of productive mRNA synthesis (Stock et al., 2007, Brookes et al., 2012). Genome‐
wide maps of RNAPII occupancy independently of phosphorylation were produced by 
DamID to discover how the extent of phosphorylation compared with the total 
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abundance of RNAPII relates with transcription and productive mRNA maturation at 
active and PRC‐repressed genes.  
 
DamID mapping of RNAPII in ES cells after expression of a Dam‐Polr2F fusion protein was 
performed by microarray and NGS. In both cases, the positive control mapping of Lamin 
B1 gave results with optimal quality, but mapping of Dam‐Polr2f by microarray or NGS 
gave consistently low levels of enrichment. The enrichment was mostly concentrated at 
TSS, as expected for RNAPII; DamID of Polr2F in Drosophila also detected RNAPII 
accumulation at TSS regions (Braunschweig et al., 2009). DamID mapping, although with 
low sensitivity, suggests that the extent of RNAPII occupancy at active and PRC‐genes is 
similar (Figure 3.8 and 3.11). Lower levels of enrichment of Ser5P are detected by ChIP‐
Seq at PRC‐repressed genes compared to active genes (Brookes et al., 2012). Although 
with this antibody it is not possible to differentiate whether lower enrichment is due to 
fewer RNAPII molecules heavily phosphorylated on Ser5 or the to lower abundance of 
RNAPII with the same extent of modification, the DamID result suggests that on average 
the number of RNAPII molecules might be the same in active and PRC‐repressed genes 
and therefore recruitment of RNAPII is not the limiting step for unproductive elongation 
at PRC‐repressed genes. In line with this, investigating abnormal activity or poor 
recruitment of the Ser5 kinase, CDK7, or the presence of phosphatases that would ensure 
the removal of newly added Serine 5 phospho marks at promoter regions of PRC‐
repressed genes might be interesting to understand lower Serine 5 phosphorylation levels 
at these genes and its implications in RNAPII regulation. 
 
As the majority of RNAPII occupancy detected by ChIP is concentrated at promoter 
regions, it suggests that there is an accumulation of RNAPII at these sites and that 
possibly DamID is not sensitive enough to detect the lower levels of RNAPII present at 
gene bodies (Figure 3.8 and 3.11). The accumulation of RNAPII at promoter regions is 
related with pausing, an intrinsic process to both active and PRC‐repressed states. ChIP‐
Seq analysis in mouse ES cells indicate that the relative ratio of RNAPII density at 
promoter is much higher than in transcribing regions (Rahl et al., 2010) in 91% of RNAPII‐
bound genes.  The ratio between stalled and elongating RNAPII also correlates with 
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chromatin modifications around the TSS, more particularly, H3K27ac, which has been 
pointed out as a good predictor of stalling index (Chen et al., 2011). 
 
In light of the difficulties in detecting RNAPII with DamID, I next tried to identify novel 
antibodies with the ability to recognise RNAPII at Polycomb‐repressed genes (Chapter 4). I 
found a novel pan‐phospho antibody (Pd‐75) that does not bind to unmodified CTD 
peptides and detects CTD repeats independently of phosphorylated Serine residues. ChIP 
analyses with Pd‐75 revealed an accumulation on RNAPII at promoter regions of active 
and PRC‐repressed genes (Figure 4.4 and 4.6). Pd‐75 detects RNAPII at PRC‐repressed 
genes with low enrichment, confirming that they are likely to be associated with lower 
phosphorylation levels at PRC‐repressed states. 
 
Difficulties in finding antibodies that are able to detect RNAPII at PRC‐repressed genes 
have been experience throughout the years as antibodies against N‐terminus or other 
RNAPII subunits or pan‐phospho are not always visible at PRC‐target genes, which may 
reflect obstruction to antibody binding at these sites. 
 
7.2 Genome‐wide mapping of Dam‐Lmnb1 in ES‐OS25 cells 
Detection by DamID of lower levels of RNAPII at promoters and through coding regions of 
active and PRC repressed genes suggest that the fused Dam‐Polr2F protein may not 
incorporate efficiently into functional RNAPII complexes. It is possible that DamID works 
best for proteins that are not integrated in larger complexes, as in the case of Lmnb1. We 
took advantage of the Dam‐Lmnb1 construct, used here as a positive control, to 
characterize the interplay between Lamina, RNAPII and Polycomb.  We found that 40% of 
genes classified as Inactive (i.e. genes that are not associated with RNAPII nor Polycomb) 
are found within LADs; this number increases to ~60% for Polycomb‐target genes (Figure 
3.13). Consistently, a large proportion of H3K27me3 signal, one of the two Polycomb 
instigated histone marks, is found mostly concentrated at the nuclear periphery in ES cells 
(Luo et al., 2009), suggesting an interplay between Polycomb and Lamina in the 
regulation of gene expression. Interestingly, lamina associated active and PRC‐repressed 
genes are larger in size than their non‐associated counterparts, which is not the case for 
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Inactive genes (Figure 3.14). This might be because chromatin associates with lamina in 
large domains (Peric‐Hupkes et al. 2010) and therefore genes present at those clusters 
might have bigger sizes than those found anywhere else in the nucleus, however more 
sophisticated analysis could be performed to investigate this further.   
 
7.3 Huntington’s disease as a model system to study chromosome organisation 
In Chapter 5, I have investigated chromosome re‐organisation using Huntington’s disease 
(HD) as a model system. For the first time, chromosome organisation was studied in this 
neurodegenerative disorder. Results suggest an effect in re‐organisation of chromosomes, 
in particular for chromo  some 22. Altered shape and radial distribution are associated 
with chromosome 22 in blood samples of HD patients compared with matched controls. 
Radial shift of bigger chromosomes 4 and 5 is not that evident as observed in laminopathy 
cell lines (Meaburn et al., 2007). Laminopathies are the ultimate example of a nuclear 
architecture disruptive model where the nuclear shape is abruptly disrupted due to 
mutations in lamina or nuclear envelope associated proteins (Nagano and Arahata, 2000). 
The implications of repositioning events in disease are far from understood but they 
might have implications in nuclear functions since repositioning of various genes to 
certain nuclear landmarks are though to regulate gene expression, imprinting and 
chromosome X inactivation (Osborne et al., 2004, Fraser and Bickmore, 2007). 
Moreover, chromosome re‐distribution and enlargement have also been implicated in 
cancer (Cremer et al., 2003; Marella et al., 2009) , where transcription dysregulation is an 
hallmark, suggesting that condensation/de‐condensation events of chromosomes might 
have implications on gene expression status of genes. 
 
Re‐distribution of chromosomes in human dermal fibroblasts when they exit proliferation, 
through induction of quiescent states by serum removal, occurs within 15 min and was 
found to be dependent on a nuclear myosin (nuclear myosin 1 β, NM1β) (Mehta et al., 
2010; Mehta et al., 2007). In HGPS, distribution of NM1β was found to be altered which 
could be the mechanism underlying chromosome repositioning in this disease (Mehta et 
al., 2010; Mehta et al., 2011). It remains to be tested whether NM1β is affected in HD. 
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Interestingly, chromosome organisation in an interphase nucleus may be dependent on 
DNA modifications such as acetylation (Strasak et al., 2009), a modification that is 
affected in HD. As hypo‐acetylation of histones has been associated with HD, it would be 
interesting to investigate if HDAC inhibitors restore the original distribution of the 
chromatin in blood HD samples, the same way they correct RNA abnormalities (Sadri‐
Vakili et al., 2007). 
 
It remains to be answered whether chromosome re‐organisation underlies the gene 
expression alterations observed in HD or whether misregulation of genes, with roles in 
chromosome organisation for example, are driving re‐organisation of chromosomes. 
 
Finally, chromosome organisation in blood samples of HD opens up the possibility of 
studying a neurodegenerative disease in a non‐invasive tissue, blood, and stimulates 
research of chromosome organisation in other diseases where transcription disruption is 
a clear outcome. 
 
7.4 Gene expression alterations Huntington’s disease 
In Chapter 6, I focused on a sub‐set of genes localised to different chromosomes to 
investigate whether their expression changes were associated with HD. Only one gene, 
STAG2, showed statistically significant differences in expression between control and HD 
samples, suggesting that the relationship between spatial organisation and gene 
expression is not as straightforward and that gene regulation may be affected by other 
mechanisms, such as associations with lamina, transcription factories or other nuclear 
domains. Interestingly, STAG2 is a gene involved in chromosome organisation as part of 
the cohesin complex (Bose and Gerton, 2010). Gene expression analysis could have the 
potential to shed light into possible outliers (patients whose gene expression is not 
altered) and thereby help refine the study of chromosome organisation. Detailed analysis 
of the combinatorial factors that might contribute to gene expression alterations, apart 
from chromosome re‐organisation, might be of relevance to better understand the 
widespread disruptions of gene expression. For example, 3C‐related methods 
(chromosome conformation capture) might provide interesting hints on potential HD‐
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associated disrupted interactions, which could open up new avenues as therapeutic 
agents in HD. 
 
7.5 Future research directions 
Genome‐wide mapping of molecules has gone through great advances with the 
appearance of NGS sequencing and powerful bioinformatics analysis. The challenge poses 
in analysing the massive amount of data and extract meaningful information that would 
answer important biological questions (e.g. how is transcription regulated?). Integration 
of chromatin protein binding maps (ChIP and DamID), would allow the categorization of 
genomic features giving direct inputs on the different types of regulation and players 
involved in transcription. At the ultimate level, interaction maps (given by 3C and other 
3C‐like techniques) would add an extra‐layer of information spatially contextualizing 
common genomic features. Spatial organisation of the nucleus has implications on 
genomic functions and bridging the information of the 2D regulatory mechanisms (at the 
DNA level through binding of transcription machinery) to the 3D regulation (interaction 
between DNA elements, proximity towards certain nuclear landmarks, CT radial 
distribution) would allow for a more comprehensive understanding of gene expression 
regulation and its misregulation in diseases. 
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